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Implication de STIM dans la relâche calcique dépendante du récepteur à l’inositol




Mémoire présenté à la Faculté de médecine et des sciences de la santé en vue de l’obtention 
du diplôme de maître ès sciences (M.Sc.) en pharmacologie, Faculté de médecine et des 
sciences de la santé, Université de Sherbrooke, Sherbrooke, Québec, Canada, J 1H 5N4
L’endothélium est la monocouche de cellules qui tapissent la paroi interne des 
vaisseaux sanguins. Ce tissu a besoin de la polyvalence de la signalisation calcique puisque 
plusieurs de ses fonctions dépendent de la mobilisation de Ca +. La mobilisation du Ca2+ 
intracellulaire dans les cellules non-excitables est majoritairement sous le contrôle du 
récepteur à l’inositol 1,4,5-trisphosphate (IP3R). Les Stromal Interaction Molécules 
(STIM1 et STIM2) sont des protéines membranaires exprimées sur le réticulum 
endoplasmique (RE) qui ont la capacité de détecter le niveau de Ca2+ dans le RE. Elles 
activent le canal plasmique Orai suite à la diminution du niveau de Ca2+ dans le RE. 
Puisque STIM1 et STIM2 sont des senseurs de Ca2+ du RE, notre hypothèse est qu’elles 
peuvent aussi réguler la relâche calcique quantale de FIP3 R, puisque les niveaux de Ca2+ du 
RE sont importants dans la régulation de la relâche calcique quantale de FIP3 R.
Nous avons montré que les IP3RS et les STIMs sont présents dans les cellules 
endothéliales d’aorte bovine (BAEC) et avec une approche de co-immunoprécipitation, 
nous avons observé que STIM1 et STIM2 interagissent avec les IP3RS. À l’aide d ’une 
approche de vidéomicroscopie par fluorescence, il a été possible de déterminer l’impact de 
STIM sur la relâche de Ca2+ par FIP3R. Dans les BAEC, l’ATP et la bradykinine (BK), via 
leur récepteurs respectifs P2 Y et B2, activent la production d’IP3 et ainsi la relâche de Ca2+ 
par FIP3R. Lors de stimulations avec différentes concentrations d’ATP et de BK, la relâche 
de Ca2+ a été significativement réduite dans les cellules où l’expression de STIM1 a été 
atténuée. Par contre chez les cellules où l’expression de STIM2 a été atténuée, il n’y a pas 
eu de changement notable dans la relâche de Ca2+. Les courbes concentration-réponse ont 
montré qu’il n’y a pas de changement significatif dans les valeurs d’ECso obtenues dans les 
conditions où l’expression de STIM1 ou STIM2 est atténuée. Ces résultats montrent que 
STIM n’est pas le senseur calcique impliqué dans la relâche calcique quantale de FIP3R. 
Nos résultats suggèrent plutôt que STIM1, et non STIM2, est un potentiateur de l’activité 
canal de FIP3R.
Mots clés : Endothélium, calcium, IP3R, relâche calcique quantale, STIM
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INTRODUCTION
1. L’endothélium
L’endothélium est la monocouche de cellules qui tapissent la paroi interne des 
vaisseaux sanguins. Les cellules endothéliales sont uniques dans leur nature 
multifonctionnelle. Elles régulent le système immunitaire, contrôlent la coagulation 
sanguine, contribuent à l’angiogénèse, sont impliquées dans la réparation des vaisseaux 
sanguins et modulent le tonus vasculaire. Ces diverses fonctions confèrent un rôle essentiel 
à l’endothélium pour le maintien de l’homéostasie et dans diverses conditions 
pathologiques. Au niveau cardiovasculaire, les cellules endothéliales jouent un rôle clé de 
régulation en produisant divers agents vasoactifs et en régulant l’état de la coagulation. La 
majorité des fonctions endothéliales dépendent des variations dans la concentration 
calcique intracellulaire (TRAN et al., 2000). Par exemple, différents agonistes tels que la 
bradykinine (BK), la sérotonine (5-HT) ou l’acétylcholine (Ach) agissent de façon à faire 
augmenter la concentration de Ca2+ intracellulaire. Cette augmentation de Ca2+ permet la 
production d’oxyde nitrique (NO), de prostaglandine h  (PGI2 ) ou d’EDHF (endothélium- 
derived hyperpolarising factor). Ces différentes molécules causent une relaxation des 
vaisseaux sanguins (FURCHGOTT et ZAWADZI, 1980; COUTURE et al., 1980; 
CHIAVEGATTO et NELSON, 2003; BUNTING et al., 1976; MURATA et al., 1997; 
BUSSE et al., 2002). Inversement, d’autres ligands comme la thrombine, Tangiotensine II 
(Angll) et l’adrénaline (A) amènent aussi une augmentation de la concentration 
intracellulaire de Ca et induisent la synthèse d’endothéline (ET). L’ET est un puissant 
constricteur des vaisseaux sanguins (EMORI et al., 1991, 1992; GRAY et WEBB, 2000; 
HICKEY et al., 1985; YANAGISAWA et al., 1988). Ces deux actions cellulaires opposées 
sont induites par des agonistes mobilisant le Ca2+, ce qui démontre l’importance du Ca2+ 
dans la régulation de la pression sanguine par les cellules endothéliales.
22. Le Ca est un important second messager
■y.
Le Ca est un important second messager capable de réguler une panoplie de 
processus cellulaires qui se produisent à divers intervalles de temps comme l’exocytose 
(ps), la contraction musculaire (ms), le métabolisme cellulaire (s), la transcription et la 
prolifération (min, h) (BERRIDGE et al., 2000). Une cellule peut assurer un éventail de 
réponses spécifiques seulement en modulant le niveau de Ca2+ selon différents paramètres 
comme l'amplitude, la fréquence et la localisation du signal calcique (BERRIDGE et al., 
2000, 2003).
•y.
Les niveaux de Ca sont déterminés par la balance des événements d’activation, 
c’est-à-dire l’augmentation de la concentration calcique intracellulaire, et d’inactivation, 
c’est-à-dire le retrait du Ca2+ cytosolique (BERRIDGE et al., 2000,2003). Dans les cellules 
non excitables, la concentration intracellulaire de Ca2+ se situe normalement entre 10 nM et 
100 nM (DONG et al., 2006). Les cellules utilisent deux principaux réservoirs de Ca pour
■y,
augmenter le Ca intracellulaire, soient : le milieu extracellulaire et le réticulum
'y |
endoplasmique (RE). La concentration de Ca dans le milieu extracellulaire se situe entre 
1 et 2 mM, alors que celle à l’intérieur du RE se situe entre 0,1 et 1 mM (BERRIDGE et al.,
•y,
2000). Il est important de bien réguler le niveau de Ca intracellulaire, parce que lorsqu’il
i
est élevé pendant une longue période de temps, le Ca devient toxique pour la cellule.
3. La mobilisation calcique
3.1 La relâche calcique
Les signaux calciques sont d’abord déclenchés par la liaison d’une grande variété 
d’hormones, de neurotransmetteurs et de sécrétagogues à leurs récepteurs cibles localisés à 
la membrane plasmique. Chez les cellules non excitables, c’est la signalisation via 
l’inositol 1,4,5-trisphosphate (IP3) qui est la principale façon de générer une relâche 
calcique intracellulaire. La cascade de signalisation commence par la liaison d’un ligand à 
un récepteur couplé à la protéine Gq (GqPCR) ou un récepteur tyrosine kinase (RTK) qui
3activent différentes formes de la phospholiphase C, soit p et y respectivement. Les 
phospholipases C hydrolysent le précurseur lipidique phosphatidylinositol-4,5,bisphosphate 
(PIP2 ) en diacylglycérol (DAG) et en IP3 (Figure 1). Après sa formation, l’IP3 diffuse dans 
le cytosol et lie les récepteurs à FIP3 (IP3R), des récepteurs canaux, ce qui provoque la 
relâche de Ca2+ emmagasiné dans le RE (STREB et al., 1983; CLAPHAM, 1995; 
BERRIDGE et al., 2000). Quant au DAG, il reste au niveau de la membrane plasmique et 
active la protéine kinase C (PKC) qui peut phosphoryler différents substrats.
3.2 L’entrée calcique
Suite à la vidange calcique du RE, il y a une entrée de Ca2+ provenant du milieu 
extracellulaire qui permet à la fois de prolonger la réponse calcique et d’assurer un 
remplissage suffisant des réserves de Ca2+ du RE. Deux mécanismes ont été avancés pour 
expliquer cette entrée de Ca2+ extracellulaire. Le premier mécanisme appelé SOCE (store- 
operated Ca2+ entry) dépend des canaux SOC (store-operated channels) activés par la 
déplétion calcique du RE (SMYTH et al., 2010). Lorsque le niveau de Ca2+ baisse dans le 
RE, STIM (stromal interaction molecule), qui est un senseur du niveau de Ca2+, subit un 
changement conformationnel qui lui permet d’activer le canal calcique membranaire Orai 
(ROOS et al., 2005; STATHOPULOS et al., 2006; PUTNEY 2009). Certains TRPs 
(transient receptor potential), qui sont des canaux calciques à la membrane plasmique, 
peuvent aussi interagir avec STIM et être impliqués dans le SOCE (HOGAN et RAO 2007). 
Le deuxième mécanisme appelé ROCE (receptor-operated Ca2+ entry) implique 
l’ouverture de canaux ROC (receptor-operated channels) qui sont activés par des seconds 
messagers suivants Tactivation de la PLC par un GqPCR (HOFMANN et al., 1999; 
BERRIDGE et al., 2000).
3.3 Terminaison de la réponse calcique
Pour terminer la réponse calcique, le Ca2+ est évacué hors du cytosol à l’aide de 
pompes et d’échangeurs qui participent au maintien du gradient de Ca2+. Au niveau de la 
membrane plasmique, les PMCA {plasma membrane calcium ATPase) pompent le Ca2+
4V
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Milieu extracellulaire : [Ca2*] = l-2mM
Figure 1 : Schéma des différents composants impliqués dans la réponse calcique et dans la 
régulation la concentration intracellulaire de Ca2+ dans les cellules non excitables
Une hormone liant un GqPCR ou un RTK active une PLC, qui hydrolyse le PIP2  en IP3 et 
en DAG. L’IP3 diffuse dans le cytosol et se lie à l’O^R pour l’activer et permettre la 
relâche de Ca2+ du RE vers le cytosol. Suite à la diminution du contenu en Ca2+ du RE, il y 
a activation du SOCE (store-operated Cet2* entry) par STIM1, qui est un senseur de Ca2+ 
du RE. STIM1 active alors le canal Orai à la membrane plasmique. Il y a d’autres canaux 
comme les TRP qui peuvent participer au SOCE. Le ROCE (receptor-operated Ca2+ entry) 
peut aussi être activé pour faire entrer davantage de Ca2+. Cette entrée de Ca2+ permet de 
maintenir la réponse calcique initiale et de remplir les réserves de Ca2+ du RE. Pour 
terminer la réponse calcique, les pompes PMCA et SERCA ainsi que l’échangeur NCX 
ramènent le Ca2+ cytosolique au niveau basai. (A : Agoniste. PMCA : Plasma Membrane 
Ca2+ ATPase, SERCA : Sarco-Endoplasmic Réticulum Ca2+ ATPase, NCX : Échangeur 
Na+/Ca2+, ROCs : Receptor-operated channels, DAG : Diacylglycérol, PIP2  
Phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate, IP3  : Inositol 1,4,5-trisphosphaste, RE : Réticulum 
Endoplasmique, Gq : Protéine Gq, RTK : Récepteur Tyrosine Kinase, GPCR : G-Protein 
Coupled Receptor.)
5cytosolique vers le milieu extracellulaire à l’aide de l’énergie fournie par l’hydrolyse de 
l’ATP en ADP. Les SERCA (sarco-endoplasmic réticulum calcium ATPase) sont situées
74 -au niveau du RE et elles permettent de pomper le Ca à l’intérieur du RE en utilisant 
également l’énergie fournie par l’hydrolyse de l’ATP. Ces pompes ont une faible capacité
 ^I
de pompage, mais possèdent une forte affinité pour le Ca , permettant de maintenir le 
niveau basai de Ca2+ relativement bas. Les échangeurs Na+/Ca2+ (NCX) sont présents à la 
membrane plasmique et expulsent le Ca2+ à l’extérieur de la cellule à l’aide du gradient de 
Na+. Les NCX ont une faible affinité pour le Ca2+, mais ils permettent d’abaisser 
rapidement la concentration intracellulaire de Ca2+ (BERRIDGE, 2012).
4. Les récepteurs à PIP3
4.1 Expression et structure de PIP3 R
4.1.1 Expression de r iP 3R
Chez les cellules non excitables, l’IP3R est l’élément central dans la régulation du 
Ca2+ car il est directement responsable de la relâche calcique intracellulaire. Il existe 3 
isoformes de l’IP3R, soient : IP3R-I, IP3R-2 et IP3R-3 (FURUICHI et al., 1989; MIGNERY 
et al., 1989). Leur poids moléculaire est de l’ordre de 260 kDa (SUTTAPONE et al., 1988). 
Ces trois isoformes proviennent de trois gènes distincts, mais possèdent une homologie de 
séquence de 60% à 80% entre elles, incluant certaines régions ayant une plus forte 
homologie comme le domaine de liaison et de le domaine canal (PATEL et al., 1999; 
TAYLOR et al., 1999). Les différents types cellulaires expriment des proportions 
différentes de chaque isoforme (NAKAGAWA et al., 1991; BUSH et al., 1994; DE 
SMEDT et al; 1994, 1997; WOJCIKIEWICZ, 1995; TAYLOR et al., 1999). Les niveaux 
d’expression de chaque isoforme peuvent être modifiés durant le développement, la 
différenciation et en réponse à divers stimuli qu’ils soient normaux ou pathologiques 
(HARZHEIM et al., 2009; JURKOVICOVA et al., 2008, 2006; CAI et al., 2004; SHIBAO
6et al., 2003; TALON et al., 2002; LI et a l, 2002; FAURE et al., 2001; Y AMD A et al., 
2001 ;MCGOWAN et SHARMA, 2000; TAYLOR et al., 1999; KUME et al., 1997; 
SHIRAISHI et al., 1995; NAKAGAWA et al., 1991). En ce qui a trait à la structure 
générale, ITP3 R contient environ 2700 résidus et est constitué de trois grands domaines : un 
domaine de liaison à ITP3 , un grand domaine de régulation et un domaine d’ancrage à la 
membrane, aussi appelé à le domaine canal (FURUICHI et al., 1989; MIGNERY et al., 
1990) (figure 2 A).
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Figure 2 : Schématisation de la structure de l’IPaR-l
A) Structure unidimensionnelle simplifiée de l’IPîR-l. Les trois domaines y sont montrés 
soit; le domaine de liaison à l’IPj, le domaine de régulation et le domaine canal. Les sites 
de liaison du Ca2+ et de l’ATP, les sites d’interaction avec la protéine calmoduline (CaM) 
et les sites de phosphorylation par les protéines kinases A et G (PKA/PKG) sont indiqués.
B) Représentation à plus grande échelle du domaine d’ancrage à la membrane de l’IPaR. 
I/Asparte 2550 est critique pour la fonctionnalité du domaine canal. C) Structure 
tétramérique de PIP3R déduite à partir de données obtenues en microscopie électronique et 
en biochimie sur la structure des IP3R.
Adaptée de PATERSON et al., 2004.
84.1.2 Structure de l’IPjR
Le domaine de liaison à TIP3 se retrouve en portion N-terminale, du côté 
cytosolique, et correspond aux 576 premiers acides aminés de PIP3R (figure 2A). Il a été 
démontré que la suppression de ce domaine élimine toute liaison possible de l’IP3 à son 
récepteur. Par contre, une construction de ITP3 R ayant une délétion des 225 premiers 
acides aminés montre une augmentation de l’affinité de 1 0  à 1 0 0  fois supérieure pour l’IP3 
que la structure complète. La région comprenant les résidus 226-576 est suffisante pour la 
liaison de FIP3 , alors que la région contenant les résidus 1-225 forme le domaine 
suppresseur de liaison (NEWTON et al., 1994; YOSHIKAWA et al., 1996). Le domaine 
suppresseur de liaison serait responsable de la différence d’affinité entre les trois isoformes 
d’IP3R pour l’IP3 (BOSANAC et al., 2002,2005).
Le domaine de régulation, qui se retrouve entre le domaine de liaison et le domaine 
d’ancrage à la membrane, est une grande région d’environ 1700 résidus qui correspond aux 
acides aminés 586-2276 (FOSKETT et al., 2007). Cette région est la moins bien conservée 
entre les trois isoformes d’H^R et elle est impliquée dans le transfert du signal du domaine 
de liaison en N-terminal vers le domaine canal en C-terminal. Cette région est aussi connue 
pour lier différents modulateurs de TIP3R (BOSANAC et al., 2004).
Le domaine canal, qui est situé en C-terminal de l’IPsR, est composé d’environ 300 
acides aminés. Il est composé de six domaines transmembranaires (TMD) reliés entre eux 
par des boucles cytosoliques et luminales, et d’un court segment hydrophobe de 23 acides 
aminés situé entre le cinquième et sixième domaine transmembranaire. C’est ce segment 
hydrophobe qui forme le pore permettant de faire passer le Ca2+ du RE au cytosol 
(MICHIKAWA et al., 1994). Le pore de ITP3R est similaire à celui des canaux potassiques 
voltage-dépendants et d’autres canaux calciques. Le filtre de sélectivité de ITP3R comprend 
la séquence GGVGD (2546-2550 dans ITP3R-I de rat), ce qui permet au Ca2+ de se lier et 
ainsi faciliter son passage dans le pore. Parmi ces cinq résidus, c’est l’Aspartate 2550 qui 
est absolument essentiel à la sélectivité du pore. La substitution de cet aspartate cause une 
diminution de la sélectivité du Ca2+ comparativement au potassium (K+) (figure 2B) 
(BOEHNING et al., 2000,2001).
9L/IP3R possède une queue C-terminale, en aval du domaine canal, composée 
d’environ 150 résidus qui correspondent aux acides aminés 2590-2749. Cette région est 
nécessaire pour l’oligomérisation et l’activation du canal (MIYAWAKI et al., 1991).
Des études de co-immunoprécipitation ont démontré que les IP3R s’assemblent en 
homo-tétramères (quatre isoformes identiques) ou en hétéro-tétramères (au moins deux 
différentes isoformes) pour former des canaux calciques fonctionnels (JOSEPH et al., 1995, 
1997, 2000; MAEDA et al., 1991; MONKAWA et al., 1995; PATEL et al., 1999; 
YOSHIDA et al., 1997) (figure 2C).
4.2 Régulation et activation de l’IPjR
4.2.1 Régulation et activation par PIP3  et le Ca2+
L’activation des IP3RS nécessite deux ligands, soit FIP3 et le Ca2+ qui agissent du 
côté cytosolique pour permettre l’ouverture du canal (BOSANAC et al., 2004). Le Ca2+ 
régule de façon biphasique l’IPsR. C’est-à-dire que la probabilité d’ouverture des IP3RS 
augmente lorsque la concentration de Ca2+ est inférieure à 1 pM, alors qu’à des 
concentrations supérieures à 10 pM, il y a une diminution de la probabilité d’ouverture des 
IP3R (FOSKETT et al., 2007). Malgré la détection d’une très faible activité de EIP3R en 
absence d’IP3 , PIP3 est nécessaire pour l’activité calcique des IP3RS (MAK et al., 2003; 
RAMOS-FRANCO et al., 1998). Une augmentation croissante de la concentration d’IP3 
permet de diminuer la sensibilité de l’IP3R à l’inhibition par le Ca2+ (MAK et al., 1998, 
2001 ; IONESCU et al., 2006). L’IP3 et le Ca agissent donc ensemble pour provoquer une 
relâche calcique. À une faible dose d’IP3 , il n’y a que quelques IP3RS qui s’ouvrent, ce qui 
permet une relâche très locale du Ca dans la cellule. Ce type de relâche est appelée 
« blip » et est essentielle pour la création d’une réponse calcique substantielle. Au fur et à 
mesure que la concentration d’IP3 augmente, il y a davantage d’IP3Rs activés ce qui permet 
la formation d’une relâche locale mais avec un plus grand rayon d’action nommée « puff ». 
Aux fortes doses d’IP3 , il y a de plus en plus de puffs formés et la sommation 
spatiotemporelle de tous ces puffs permet la formation d’une vague calcique qui se propage
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dans la cellule (HORNE et MEYER, 1997; PARKER et al., 1996; SUN et al., 1998;
RAHMAN, 2012). L’IP3 module la sensibilité pour le Ca2+ de l’IP3R de telle façon que le
2+Ca relâché d’un IP3R peut activer un autre IP3R avoisinant selon un processus nommé 
CICR (calcium-induced calcium-release) (ADKINS et TAYLOR, 1999; IIONO, 1990). La 
distribution des IP3RS sur le RE est aussi importante dans la propagation du signal calcique 
(FOSKETT et al., 2007).
4.2.2 Régulation par des interactions protéines-protéines
LTP3 R est régulé par plusieurs interactions avec d’autres protéines pour permettre 
une activation adéquate de ITP3R (PATTERSON et al., 2004). Une partie des ces protéines 
sont des protéines d’échafaudage qui stabilisent la localisation de ITP3R à l’intérieur de la 
cellule. Les ankyrines font partie d’une famille de protéines adaptatrices qui relient les 
protéines du cytosquelette de la membrane plasmique, le RE et l’appareil de Golgi. 
Lorsque l’ankyrine se lie à ITP3R, elle empêche la liaison de ITP3 et bloque ainsi la relâche 
calcique (BOURGUIGNON et al., 1993; BOURGUIGNON et JIN, 1995). La protéine 
Homer, qui est une protéine adaptatrice cytoplasmique, a la propriété de lier ITP3 R. Elle 
servirait de protéine d’échaffaudage entre ITP3 R et le récepteur métabotropique du 
glutamate (mGluR). Donc, Homer permettrait de réguler l’activation de ITP3 R via le 
mGluR au niveau des synapses excitatrices des neurones (TU et al., 1998).
•y a
Des protéines liant le Ca sont aussi connues pour interagir avec ITP3R. La 
calmoduline (CaM), qui est une protéine ubiquitaire liant le Ca2+, lie deux sites différents 
situés dans le domaine de régulation de ITP3R et cause une inhibition de façon Ca2+- 
dépendante et Ca2+-indépendante (YAMADA et al., 1995; ADKINS et., 2000; 
MICHIKAWA et al., 1999; MISSIAEN et al., 1999; ZHANG et JOSEPH, 2001). Les 
chromogranines sont des protéines liant le Ca2+ qui sont en forte concentration dans les 
granules de sécrétion. Elles ont la propriété d’augmenter la relâche calcique de TIP3R en se 
liant au domaine canal (YOO, 2000).
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Ces protéines ne sont que quelques exemples de partenaires qui interagissent avec 
FIP3R pour moduler finement la relâche calcique et elles le font selon des mécanismes 
différents.
4.3 La relâche calcique quantale
La particularité de la relâche calcique par FIP3R est qu’elle se fait de façon gradée 
dépendamment de la concentration d’IP3 . C’est-à-dire qu’une dose précise d’IP3 ne permet 
que la relâche d’une fraction du Ca2+ disponible dans le RE et ce sans jamais vider 
complètement le contenu en Ca du RE. En ce sens, il a été montré qu’une stimulation de 
plus de 2 0  minutes avec une dose submaximale d’IP3 ne permettait pas de vider 
complètement la réserve calcique du RE (MUALLEM et al., 1989; MEYER et STRYER, 
1990; PARYS et al., 1996). Ce phénomène a été décrit pour la première fois en 1989 par 
MUALLEM afin de qualifier la relâche calcique dépendante de FIP3 chez les cellules 
acineuses pancréatiques. Cette façon de relâcher le Ca2+ par ITP3R porte le nom de 
« relâche calcique quantale » (MUALLEM et al., 1989). Cette observation a aussi été faite 
dans d’autres types cellulaires et est considérée comme une composante fondamentale de 
l’activité de ITP3R peu importe le type cellulaire (OLDERSHAW et al., 1991; 
MCCARRON et al., 2008, 2007; PANDOL et al., 1992; WILCOX et al., 1996; 
BOOTMAN et al., 1994). Bien qu’initialement, le terme relâche calcique quantale faisait 
référence à la relâche de type « tout ou rien » de réserves de Ca qui se produisent en 
même temps que la relâche d’Ach à la jonction neuromusculaire squelettique (MCCARON 
et al., 2007). Dans ce document, la relâche calcique quantale fait référence à une relâche 
gradée du Ca2+ des réserves du RE.
La relâche quantale se produit à la fois dans les cellules intactes et dans les cellules 
perméabilisées ayant un RE intact, ce qui indique un mécanisme qui s’opère in cellulo 
(SHORT et al., 1993). La relâche quantale persiste dans les cellules dans différentes 
conditions que ce soient : en absence d’ATP, en présence d’un inhibiteur de la SERCA, 
avec l’utilisation d’analogues d’IP3 qui sont très peu ou pas métabolisés ou suite à une 
exposition prolongée à TIP3 . Ces observations indiquent que l’activation des pompes
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SERCA, la dégradation de l’IP3 ou la désensibilisation de FIP3R suite à une exposition 
prolongée à l’IPs n’influencent pas le processus (MEYER et STRYER, 1990; PARYS et al., 
1996; SHUTTLEWORTH, 1992; COMBETTES et al., 1996). Il a été également démontré 
que les récepteurs à la ryanodine (RyR), qui sont des canaux calciques présents à la
1
membrane du RE chez les cellules excitables, relâchent aussi le Ca de façon quantale, ce
-y,
qui laisse présager l’importance du Ca dans ce type de relâche (CHEEK et al., 1993). 
Malgré que ce processus soit fondamental à la relâche calcique de FIP3R, aucun consensus 
sur le mécanisme sous-jacent n’existe pour expliquer ce type de relâche.
4.3.1 Hypothèses sur la relâche calcique quantale
Quatre hypothèses ont été proposées pour expliquer la relâche calcique quantale par 
TIP3 R. Premièrement, MUALLEM a proposé que la différence de sensibilité à FIP3 des 
différents IP3R pouvait causer ce phénomène (MUALLEM et al., 1989). Ce modèle 
suggère qu’il y a de multiples réserves de Ca2+ qui ont des sensibilités différentes à l’IP3 . 
Donc, à faibles concentrations d’IP3 les réserves étant les plus sensibles à UIP3 relâchent 
complètement leur contenu, alors que les réserves moins sensibles sont activées à des plus 
fortes concentrations d’IP3 . Une différence majeure entre les isoformes d’IPsR est leur 
affinité pour l’IPs. Les isoformes lient l’IP3 selon cet ordre d’affinité : IP3R - 2  > IP3R-I > 
IP3R- 3  (NEWTON et al., 1994; PARYS et al., 1995; SUDHOF et al., 1991). Par 
conséquent, la formation d’hétérotétramères permettrait d’avoir une étendue importante 
d’affinités pour TIP3 . Cependant, deux études utilisant des protéoliposomes reconstitués 
contenant des homo-tétramères d’H^R ont observé que la relâche calcique se comportait de 
façon quantale, ce qui nuance cette hypothèse (FERRIS et al., 1992; HIROTA et al., 
1995a).
Une deuxième hypothèse proposée par MEYER et STRYER suggère qu’en plus de 
la différence d’affinité pour l’IPs, la densité des IP3RS pourrait permettre la relâche 
quantale (MEYER et STRYER, 1990). Les réserves de Ca2+ ayant une forte densité d’IPsR 
devraient décharger tout leur contenu en Ca2+, alors que celles ayant une faible densité 
auraient une relâche lente et faible. Une étude de DAWSON et al. montrait qu’à une
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concentration constante CFIP3 , un réservoir ayant une densité de 0,02 pM d’^ R  vidait son 
contenu alors qu’un réservoir avec une densité de 0,005 pM d’iï^R était à peine affectée 
(DAWSON et al., 2003). Donc, si les réserves de Ca2+ étaient homogènes avec leur 
sensibilité respective pour l’IP3 tout en étant hétérogène dans leur densité d’IP3 R, le ratio 
entre les relâches rapides et lentes devraient être constante peu importe la concentration 
d’IP3 . Par contre des expériences sur des IP3RS du cervelet ont démontré, au contraire, que 
le ratio varie en fonction de la concentration d’IP3 ( HIROTA et al., 1995a, 1995b).
Une troisième hypothèse suggère qu’une inactivation de PIP3R en fonction du 
temps pourrait amener à la relâche quantale si l’inactivation de ITP3 R se produisait avant 
que le contenu en Ca2+ se vide complètement. Par contre, plusieurs études ont montré qu’il 
n’y a aucune évidence que IIP 3R était inactivé puisqu’il reste toujours sensible aux 
stimulations successives avec des concentrations croissantes d’IP3 (FINCH et al., 1991; 
MEYER et STRYER, 1990; TAYLOR et POTTER, 1990) (Figure 3 A).
La quatrième hypothèse proposée par IRVINE suggère que la relâche quantale du 
Ca2+ est causée par la présence d’un site de liaison du Ca2+ dans la partie luminale de 
ITP3R (IRVINE, 1990; SIENAERT et al., 1996). Ce mécanisme pourrait être responsable 
de la relâche quantale, car la diminution du contenu en Ca luminal résultant de la relâche 
calcique par FIP3R, diminuerait la sensibilité de ITP3R à FIP3 (Figure 3B). Plusieurs études 
ont montré que le Ca2+ luminal stimule la relâche calcique induite par PIP3 et ce dans 
divers types cellulaires et différentes conditions expérimentales (MISSIAEN et al., 1992a, 
1992b, 1994, PARYS et al., 1993; COMBETTES et al., 1996; GAMBERUCCI et al., 1995; 
NUNN et al., 1992; OLDERSHAW et TAYLOR, 1993). Une étude faite avec des 
myocytes utérins de rat montre qu’une diminution de la concentration de Ca2+ luminal de 
20% inhibe la relâche calcique induite par FIP3 (SHMYGOL et WRAY, 2005). Alors que
■j-,
dans les cellules HeLa, il faut une baisse d’environ 70% du contenu en Ca luminal pour 
observer une diminution de la relâche calcique (BARRERO et al., 1997). Le contenu en 
Ca2+ luminal doit aussi être diminué de plus de 45% ou 95% chez les hépatocytes, alors que 
dans les cellules A7r5 la baisse doit être de plus de 70% pour voir une diminution de la 
sensibilité de 1TP3R (COMBETTES et al., 1996; BEECROFT et TAYLOR, 1997; PARYS 
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Figure 3 : La relâche calcique quantale
A) La relâche quantale dans une cellule musculaire lisse. Tracé montrant la relâche 
calcique après une stimulation avec le carbachol (CCh). L’augmentation de la 
concentration d’IP3 , générée par le CCh, permet une relâche calcique gradée. La 
stimulation avec 50 pM de CCh, en absence de Ca2+ extracellulaire, a permis une 
augmentation de la concentration de Ca2+ intracellulaire. Le niveau de Ca2+ revient à la 
normale même si il y a toujours la présence du 50 pM de CCh. Une stimulation avec 500 
pM de CCh permet une autre relâche de Ca2+. La première stimulation n’a pas permis de 
vider complètement les réserves de Ca2+. Une quantité de Ca2+ était encore disponible pour 
permettre une relâche encore plus importante que la première. Adaptée de MCCARON et 
al., 2007. B) Schéma de la régulation de PIP3R par le Ca2+ luminal. Le Ca2+ (cercle bleue) 
luminal pourrait moduler la sensibilité de ITP3R pour ITP3 (cercle rouge) et le Ca2+ 
cytosolique de telle façon que les réserves pleines (a) soient plus sensible à FIP3 . Lorsque 
ITP3R s’ouvre (b), il y a une diminution des réserves de Ca2+ qui amènerait une 
désensibilisation à ITP3 jusqu’à ce que le canal se ferme, malgré la présence de PIP3 (c). La 
sensibilité à ITP3 serait rétablie lorsque les réserves sont pleines à nouveau. Adaptée de 
TAYLOR et TOVEY, 2010.
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explication possible à la relâche quantale avec des variations aussi importantes dans le 
contenu du RE. Ce qui laisse croire qu’un partenaire protéique présent au RE pourrait être 
impliqué dans le phénomène. Un tel partenaire protéique pourrait être la protéine luminale 
ERp44 qui peut inhiber l’activité canal de TIP3R (HIGO et al., 2005). Malgré que cette
 ^I
hypothèse du contrôle de l’activité de ITP3R par le Ca luminal soit contestée, elle est 
considérée comme la meilleure explication à ce jour, du mécanisme de relâche calcique 
quantale.
5. La protéine STIM
La protéine STIM a été identifiée en 1996 mais ce n’est qu’en 2005 que son rôle 
dans l’entrée de Ca2+ a été démontré. STIM agit comme un senseur calcique dans 
l’activation du SOCE et particulièrement en interagissant avec le canal calcique Orai 
(ORITANI et KINCADE, 1996; ROOS et al., 2005; LIOU et al., 2005). Il existe deux 
isoformes différentes de STIM qui proviennent de deux gènes distincts. STIM1 est une 
protéine de 685 acides aminés avec un poids moléculaire situé entre 80 et 90 kDa. Alors 
que STIM2 est une protéine de 746 acides aminés avec un poids moléculaire entre 105 et 
115 kDa. Les deux isoformes possèdent des séquences en acides aminés semblables et des 
domaines protéiques équivalents (WILLIAMS et al., 2001) (figure 4). Au niveau cellulaire, 
STIM1 est localisée majoritairement au RE et en faible proportion à la membrane 
plasmique. Il faut dire que la présence de STIM1 à la membrane plasmique est toujours 
controversée. Par contre il y a un bon accord sur le fait que STIM2 n’est présente qu’au RE 
(LIOU et al., 2005; LUIK et al., 2006; ZHANG et al., 2005; MANJI et al., 2000; 
BRANDMAN et al., 2007).
5.1 STIM dans l’entrée calcique
STIM est une protéine ayant un seul segment transmembranaire et qui possède, à 
son extrémité N-terminale, dans la lumière du RE, deux régions adjacentes chargées
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négativement. Une de ces régions correspond à un motif EF-hand (Figure 4A) qui a la 
particularité de lier le Ca2+ (CAHALAN, 2009). Ce motif EF-hand a une constante de 
dissociation comparable à la concentration de Ca2+ luminale (STATHOPULOS et al., 
2006). Lorsqu’il y a une diminution du Ca luminal dans le RE, le Ca se dissocie du EF- 
hand, ce qui amène l’exposition de résidus hydrophobes des domaines EF-hand et SAM 
(stérile a-motif). L’exposition de ces résidus permet une oligomérisation rapide des régions 
EF-hand et SAM des protéines STIM voisines. De plus, il y a une agrégation des régions 
coiled-coil (domaines d’interactions protéiques) situées en C-terminal de STIM, dans la 
partie cytoplasmique. Ces agrégats de STIM, qui sont aussi appelés punctae, se déplacent 
près de la membrane plasmique où ils lient l’extrémité C-terminale du canal calcique Orai,
•y,
ce qui cause l’ouverture du canal Orai et permet l’entrée de Ca extracellulaire (LIOU et 
al., 2005; ZHANG et al., 2005; STATHOPULOS et al., 2006, 2008; HOGAN et al., 2010; 
LE DEIST et CAPIOD, 2011). L’association entre STIM1 et Orai ferait intervenir deux 
domaines coiled-coil de STIM1 ainsi que les domaines C-terminaux et N-terminaux. 
Jusqu’à huit molécules de STIM1 peuvent s’associer à un canal Orai, qui est un tétramère. 
Par contre, deux molécules STIM1 sont suffisantes pour activer le canal (HOGAN et al., 
2010; LE DEIST et CAPIOD, 2011).
5.2 Les isoformes STIM1 et STIM2
Une différence importante entre les deux isoformes de STIM est leur affinité pour le 
Ca2+. La constante de dissociation à l’équilibre (Kd) de STIM1 pour le Ca2+ est de l’ordre 
de 200 pM alors que celle de STIM2 est d’environ 400 pM. Ces différences laissent 
présager qu’il faut une diminution substantielle du niveau de Ca2+ dans le RE pour que 
STIM1 puisse former des punctae et activer le SOCE. Alors que STIM2 détecte des faibles 
fluctuations dans le contenu calcique du RE, pour activer le SOCE, ce qui laisse croire que 
STIM2 participerait à la stabilisation du niveau basai de Ca2+ cytosolique. Le rôle de 
STIM2 dans le SOCE est controversé, puisque sa surexpression inhibe le SOCE, alors que 
lorsqu’il est co-exprimé avec Orai, il y a une activation du SOCE (BRANDMAN et al., 
2007; HOGAN et al., 2010). STIM1 s’active et s’agrège plus rapidement et va produire une 
entrée calcique plus importante que STIM2, qui répond lentement et produit des entrées
17
Cytoptasmique
Figure 4 : Schématisation des structures de STIM1 et STIM2
A) Schéma de La structure unidimensionnelle de STIM1 B) Schéma de la structure 
unidimensionnelle de STIM2. S/P : peptide signal, cEF et hEF : motifs de liaison du Ca2+, 
SAM : stérile alpha-motif, TM : segment transmembranaire, CCI, CC2, CC3 : domaines 
coiled-coil, P/S : domaine riche en proline et en sérine, P/H/E : domaine riche en proline et 
en histidine, K : domaine riche en acides aminés polybasiques.
Les triangles noirs représentent des sites de glycosylation intraluminaux de STIM1 et 
STIM2. Les sites de liaison du Ca2+de STIM1 et STIM2 sont sur le domaine cEF, qui se 
retrouve à l’intérieur du RE. Les rectangles au milieu de la figure correspondent à des sites 
de liaison sur STIM1 des protéines de la signalisation calcique. En orange, ce sont les site 
inhibiteurs de l’entrée calcique alors qu’en bleue pâle ce sont les sites activateurs de 
l’entrée calcique. CDI : domaine d’inactivation du Ca2+, C : canaux calciques dépendants 
du potentiel Cavl.2, CAD: domaine d’activation du Icrac (calcium-released activated 
channel), SOAR : (STIM-Orai activation région), région de couplage STIM 1-Orai, EB1 : 
microtubule plus end tracking protein; CRACR2A : CRAC regulator 2A. Tirée de LE 
DEIST et CAPIOD, 2011.
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calciques faibles mais soutenues (ZHOU et al., 2009). Malgré ces différences les deux 
isoformes de STIM ont la possibilité de former des hétéro-oligomères qui semblent 
importants pour la régulation coopérative du SOCE (LI et al., 2007; SOBOLOFF et al., 
2011; WILLIAMS et al., 2002; BRANDMAN et al., 2007; DARBELLAY et al., 2010). En 
dehors de l’interaction avec Orai, STIM1 est connue pour interagir avec d’autres protéines 
de la signalisation calcique comme les canaux TRPC, le canal Cavl.2, la pompe SERCA, 
la protéine de liaison CRACR2A (CRAC regulator 2A ), la calmoduline et EB1 (end 
binding 1) qui permet la liaison de STIM1 avec les microtubules (Figure 4B) (VASSORT 
et FAUCONNIER, 2008; CAHALAN, 2010; SRIKANTH et al., 2010; VACA, 2010).
6 . Projet de recherche
6.1 Problématique
L’endothélium a besoin de la polyvalence de la signalisation calcique pour diverses 
fonctions importantes (TRAN et al., 2000). L’IPaR est un élément primordial du
7-4-mécanisme de régulation du Ca dans les cellules non excitables, comme les cellules 
endothéliales, puisqu’il est directement responsable de la relâche calcique intracellulaire 
(CLAPHAM, 1995). La façon dont FIP3R relâche le Ca2+ est dite quantale, c’est-à-dire
• ** 1qu’il y a une relâche gradée de Ca dépendante de la concentration d’IP3 sans jamais
1
pouvoir vider le contenu en Ca du RE (MUALLEM et al., 1989). Malgré que certaines 
études montrent l’importante du Ca dans la régulation de la relâche quantale (MISSAIEN 
et al., 1992a, 1992b, 1994, PARYS et al., 1993; COMBETTES et al., 1996; 
GAMBERUCCI et al., 1995; NUNN et al., 1992; OLDERSHAW et TAYLOR, 1993), 
d’autres études montrent un effet très faible ou non existant du Ca2+ luminal sur la relâche 
quantale (BEZPROZVANNY et EHRLICH, 1995; COMBETTES et al., 1992, 1993; 
SHUTTLEWORTH, 1992). Il pourrait être possible que les effets du Ca2+ luminal puissent
^  I
être dus à des protéines qui lient le Ca et qui interagissent avec FIP3R pour le réguler. 
Dans les cellules chromaffines, il a été démontré que la chromogranine A interagit avec
■y,
une partie luminale de ITP3R et que cette interaction est dépendante du pH et du Ca
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(YOO et LEWIS, 1995). La calréticuline, une protéine liant le Ca2+, co-localise avec ITP3R 
et affecte la relâche calcique dans les ovocytes de Xenopus (CAMACHO et LECHLEITER, 
1995). La protéine ERp44 interagit avec ITP3R pour inhiber son activité mais lorsque la 
concentration de Ca2+ luminal est supérieure à 100 pM, ERp44 se dissocie de LIP3R ce qui 
permet de lever l’inhibition (HIGO et al., 2005).
La protéine STIM a été récemment identifiée comme un élément important de
■y,
l’entrée capacitative de Ca en activant le canal Orai sur la membrane plasmique (ROOS 
et al 2005; STATHOPULOS et al 2006). Elle permet de faire un lien entre les réserves de 
Ca2+ du RE et l’entrée de Ca2+ extracellulaire grâce à sa fonction de senseur du niveau de 
Ca2+ luminal. Toutefois, l'implication de STIM dans la signalisation calcique ne semble pas 
être restreinte qu'à un seul mécanisme. En effet, il a été démontré que STIM pouvait 
interagir avec les canaux calciques voltage-dépendants dans les cellules excitables (WANG 
et al 2010; PARK et al 2010). Il a aussi été suggéré que STIM1 peut interagir avec TIP3R 
et ainsi réduire le contenu en Ca du RE et la relâche calcique induite par un agomste 
(VARGA-SZABO et al., 2008; BRAUN et al., 2009). De plus, dans les cellules acineuses
*1 «
pancréatiques STIM1 transloque après la déplétion en Ca du RE, de la partie apicale vers 
la partie baso-latérale du RE où il y a une ségrégation d’H^Rs (LUR et al., 2009). Il serait 
intéressant de vérifier si STIM1 et/ou STIM2 sont des modulateurs de la fonction de ITP3R 
au niveau de l’endothélium.
6.2 Hypothèse
STIM est exprimé dans les cellules endothéliales et joue un rôle important dans la 
prolifération cellulaire (ABDULLAEV et al., 2008) et est nécessaire à l’activation des 
TRPCs dans le SOCE (SUNDIVAKKAM et al., 2012; ANTIGNY et al., 2012). Tout 
comme l'IPsR, STIM se localise dans le RE. Étant donné leur proximité, il est possible que 
leurs actions soient concertées dans la relâche calcique dépendante de l'IPsR. En sachant 
que STIM à la propriété d’être un senseur du Ca2+ du RE, il pourrait être un élément 
déterminant dans le mécanisme de relâche calcique quantale de ITP3R.
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6.2.1 Objectifs de recherche
Objectif 1 : Déterminer si les isoformes de STIM sont exprimées dans les
BAEC et si elles interagissent avec les IP3 RS
Avec une approche d’immunobuvardage, il sera possible de déterminer la présence 
des différentes isoformes des IP3R et de STIM exprimées dans les BAEC (bovine aortic 
endothélial cells). Avec une approche de co-immunoprécipitation, nous pourrons identifier 
de possibles interactions protéine-protéine entre les IP3R.S et les STIMs. Ces interactions 
pourraient être importantes dans le mécanisme de relâche calcique dont ITP3R est 
responsable.
Objectif 2 : Déterminer l’impact de STIM sur la relâche calcique dépendante
de PIP3 R dans les BAEC
Pour déterminer le rôle de STIM sur la relâche calcique induite par ITP3R, nous 
atténuerons l’expression (knockdown) de STIM à l’aide de petits ARN interférents (siRNA) 
dirigés contre l’ARN messager de STIM1 et STIM2. Pour activer la relâche de Ca , deux 
agonistes seront utilisés, soient la BK et l’ATP, qui induisent une réponse calcique 
intracellulaire dans les BAEC via leurs récepteurs respectifs. L’évaluation de l’impact de 
STIM sur la relâche calcique de TIP3 R sera caractérisée par vidéomicroscopie sur des 
cellules intactes chargées avec la sonde calcique fluorescente fura2/AM.
MATÉRIEL ET MÉTHODES
7. Matériel



















Films radiologiques Kodak™ Biomax Light 
Fura2-AM
Inhibiteurs de protéases (Complété™)




Millipore Corporation (Temecula, CA) 
Affinity Bioreagents (Golden, CO) 
Genescript Corporation (Piscataway, NJ) 














Calbiochem (San Diego, CA)




Membranes PVDF Millipore Corporation (Billerica, MA)
Oligonucléotides siRNA Dharmacon (Lafayette, CO)
Opti-MEM Gibco
Pénicilline/Streptomycine/Glutamine Gibco
Réactif de Bradford BioRAD
SDS Fisher Chemical (Ottawa, ON)
Sels (NaCl, KC1, MgCl2, etc) Fisher Chemical, Sigma-Aldrich





Tween 20 Fisher Chemical
8 . Méthodes
8.1 Culture des cellules endothéliales
Les cellules endothéliales d’aorte de bœuf (BAEC) ont été isolées, tel que décrit 
auparavant, à partir d’aortes de bœuf fraîches provenant d’un abattoir de la région 
(BRIAND et al., 1999). Brièvement, les aortes ont été lavées immédiatement avec un 
tampon phosphate salin (3,5 mM NahLPCL, 16,5 mM Na2HPC>4, 1 mM CaC^, 1 mM 
MgCb, 3,5 mM KC1 et 135 mM NaCl, pH 7,4) maintenu à 4°C. Dans un environnement 
stérile, les aortes ont été débarrassés de leur tissu conjonctif, ouvertes longitudinalement et 
fixées sur une plaque, en plaçant l’intima sur le haut. La monocouche endothéliale a été 
recueillie délicatement à l’aide d’un grattoir et digérée pendant 15 min à 37°C dans 30 ml 
de milieu Ml 99, (27 mM NaHCCL, 100 U/ml pénicilline, 0,1 mg/ml streptomycine, 2,5 
gg/ml fungizone, 1 mg/ml collagénase et 25 mM HEPES, pH 7,4). Le tout a été ensuite 
centrifugé à 500 x g durant 10 min et les cellules ont été resuspendues dans 6  ml de milieu 
DMEM faible en glucose, supplémenté de FBS 10%, 50 U/ml pénicilline, 60 pg/ml 
streptomycine, 2 mM L-glutamine et 7,5% NaHCCL. Les cellules ont ensuite été
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maintenues en culture dans un incubateur à 37°C dans une atmosphère humide contenant 
95% d’air et 5% de CO2 . Le phénotype endothélial a été confirmé par la capacité des 
cellules à incorporer des lipoprotéines acétylées et marquées à la fluorescence. Une 
quantité de 5 à 10 millions de cellules dans 1 ml de milieu DMEM sans antibiotique, 
supplémenté de 20% FBS et 10% DMSO, est distribuée dans des tubes pour congélation. 
Ensuite, les tubes sont congelés à -80°C, dans un contenant ayant de l’isopropanol, pendant 
16 à 24 h et entreposés dans l’azote liquide. Les cellules ont été utilisées entre les passages 
5 à 25.
8.2 Lyse des cellules et solubilisation des protéines
Les cellules ont été débarrassées de leur milieu et lavées deux fois avec un tampon 
phosphate salin à 4°C. Les cellules sont ensuite lysées dans un tampon Tris modifié (50 
mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, l%(v/v) Triton X-100, 1 mM EDTA, pH 7,4) supplémenté 
d’inhibiteurs de protéases Complété™ pendant 45 min à 4°C sous une légère agitation. Le 
matériel insoluble est précipité par une centrifugation à 15000 x g pendant 15 min à 4°C. 
Le surnageant contenant les protéines du lysat a été conservé à -80°C jusqu’à utilisation.
8.3 Dosage des protéines
La détermination de la concentration protéique des lysats cellulaires a été faite selon 
un dosage colorimétrique tel que décrit par BRADFORD (1976). Un volume de lOpl 
d’échantillon protéique à été ajouté à un volume d’eau pour obtenir un volume total de 
800pl. Ensuite il y a l’ajout d’un volume de 200pl de réactif de Bradford pour obtenir un 
volume final de 1ml. L’intensité de la coloration a été évaluée par spectrophotométrie à une 
longueur d’onde de 595nm. C’est ce qui permet de déterminer la concentration protéique 
de l’échantillon par la comparaison avec une courbe d’étalonnage obtenue avec l’albumine 
protéique (BSA) dans les mêmes conditions. La courbe d’étalonnage est faite avec des 
doses de 0, 5, 10,15, 20 et 25 pg de BSA.
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8.4 Immunoprécipitation des IP3 RS et des STIMs
Un volume de 1 ml de lysat de cellules endothéliales a été incubé pendant 16 h à 
4°C sur un support agitateur en présence de l’un des anticorps spécifiques à l’une des 
isoformes d’IPaR ou de STIM, soit : anti-IPsR-l (dilution 1/200), anti-IPaR-2 (dilution 
1/200), anti-IP3R- 3  (dilution 1/200), anti-STIMl (dilution 1/200) et anti-STIM2 (dilution 
1/200), et de 50 pl de billes (volume billes humides) d’agarose couplées aux protéines A et 
G. Après l’incubation de 16 h, les échantillons sont centrifugés à 6000 x g pendant 2 min à 
4°C et le surnageant est aspiré. Les complexes billes-protéines sont lavés trois fois avec du 
tampon de lyse et ensuite les protéines sont solubilisées dans du tampon de dénaturation 
(LAEMMLI, 1970) 2X contenant 62,5 mM de Tris-HCl pH 6 ,8 , 10% (v/v) glycérol, 2% 
(p/v) SDS, 5% (v/v) p-mercaptoéthanol et 0,000625 % (p/v) bleu de bromophénol.
8.5 Séparation des protéines par électrophorèse sur gel de polyacrylamide et
im munobuvardage
Les échantillons ont été chargés sur un gel de polyacrylamide (SDS-PAGE) pour 
permettre la séparation des protéines selon leur poids moléculaire. Un gel concentrateur de 
5% acrylamide (dans un tampon Tris-HCl 125 mM, pH 6 ,8 ) et un gel séparateur de 6  à 10% 
d’acrylamide), selon les poids moléculaires des protéines à identifier, (dans un tampon 
Tris-HCl 375 mM, pH 8 ,8 ) ont été utilisés à une épaisseur de 1,5 mm. Les protéines sont 
séparées à l’aide d’un système MINI-PROTEAN-II de BioRad. Le gel est placé dans une 
chambre contenant le tampon de migration contenant 192 mM glycine, 20 mM Tris pH 8,3 
et 0,1% SDS et les échantillons sont déposés dans chacun des puits. La séparation des 
protéines se fait à une différence de potentiel constante de 130 V jusqu’à ce que le front de 
migration sorte du gel séparateur.
Après la migration, les protéines sont transférées sur une membrane de 
polyvinylidène difluorure (PVDF), qui a été préalablement trempée dans du méthanol 
pendant 1 min, puis dans l’eau avant d’être transférée, tout comme le gel, dans le tampon 
de transfert (96 mM glycine, 10 mM Tris pH 8,3, 20% méthanol et 0,01% SDS). Le 
transfert est fait dans ce tampon à l’aide du système MINI TRANS-BLOT CELL de 
BioRad pendant 90 min sous une différence de potentiel de 100V. La membrane est ensuite
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incubée dans une solution de Tris salin (TBS-Tween) (150 mM NaCl, 20 mM Tris pH 7,5, 
0,1% (v/v) Tween 20 et 3% BSA ou 5% lait écrémé pendant lh  à la température de la pièce 
afin de bloquer les sites non spécifiques.
8 . 6  Immunodétection des protéines
Après le blocage des sites non spécifiques, la membrane de PVDF est incubée 
pendant 16 h à 4°C dans le tampon TBS-Tween avec de la BSA 3% ou du lait 5% et un 
anticorps spécifique dilué de façon appropriée (anti-H^R-l : 1/1000, anti-IP3R - 2  : 1/250, 
anti-STIMl : 1/1000 et anti-STIM2 : 1/3000). Les anticorps anti-IPjR sont dilués dans le 
tampon TBS-Tween BSA alors que les anticorps anti-STIM sont dilués dans le tampon 
TBS-Tween-lait. Après cette incubation, la membrane est lavée trois fois pendant 10 min 
dans du tampon TBS-Tween et est ensuite incubée dans une solution de TBS-Tween-lait 5% 
avec un anticorps secondaire conjugué à la péroxydase de raifort dilué 1 / 1 0 0 0 0 , pendant 1 
h à la température de la pièce. La membrane est à nouveau lavée trois fois, pour ensuite 
être baignée dans le substrat ECL pendant 1 à 2 min et être accolée à un film radiologique.
8.7 Transfection des ARN interférents (siRNA) pour invalider STIM et STIM2
Les BAEC sont distribuées sur des plaques à six puits, puis cultivées dans le milieu 
de culture pendant 12 à 20 h pour atteindre un niveau de confluence d’environ 70%. 
Ensuite le milieu de culture est enlevé pour être remplacé par du milieu DMEM sans 
antibiotique avant de faire la transfection. Un volume de 4 pl de siRNA (tableau 2) 
(concentration de 20 pM) est dilué dans 250 pl de milieu Opti-MEM (solution A). Alors 
qu’un volume de 4 pl de LipofectAMINE 2000 est dilué dans 250 pl de milieu Opti-MEM 
(solution B). Cette solution doit incuber pendant 5 min. La solution B est transférée dans la 
solution A et ce mélange est agité puis incubé pendant au moins 20 min à la température de 
la pièce pour permettre la formation des complexes. Le mélange est ensuite ajouté goutte à 
goutte sur les cellules pour obtenir une concentration finale de 40 nM de siRNA. Les 
cellules sont ensuite replacées dans l’incubateur. Cinq heures après le début de la
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transfection, le milieu est retiré et est remplacé par du milieu DMEM sans antibiotique. Les 
expériences sont effectuées 48 h après la transfection.
Tableau 2 : Séquence des siRNA utilisés
Gène cible Séquences bovines siRNA
STIM1 5’-CCA AGG AGC ACA UGA AGA A-3’
STIM2 5’-UGA CAA AGA UGG UGG AAU C-3’
8 . 8  Mesure du Ca2+ intracellulaire dans les cellules individuelles
Les cellules sont distribuées sur des lamelles de verre, cultivées et transfectées selon 
la section 8.7. Avant de commencer la mesure du Ca2+ intracellulaire, les cellules sont 
rincées avec du tampon HBSS (HEPES Buffered Saline Solution : 120 mM NaCl, 5,3 mM 
KC1, 0,8 mM MgSC>4 , 5 mM Glucose, 20 mM HEPES, 1,8 mM CaCh, pH 7,4) puis 
incubées pendant 25 min, dans le noir à la température de la pièce, dans du tampon HBSS 
contenant 0,4 pM Fura2-AM. Après un lavage, les cellules sont incubées pendant 20 min 
dans du tampon HBSS pour permettre la désestérifïcation de la sonde Fura2-AM. Les 
lamelles sont ensuite montées dans une chambre circulaire en téflon et placées sur la 
plateforme du microscope inverse Olympus 1X71 branché à un système de photométrie et 
d’imagerie digitale MetaFluor. Des cellules sont sélectionnées et leur concentration de Ca2+ 
cytosolique est évaluée par vidéomicroscopie à fluorescence à la température de la pièce. 
Les cellules sont excitées en alternance à deux longueurs d’onde différentes, soit 334 nm et 
380 nm et l’émission est mesurée à une longueur d’onde de 510 nm. La fluorescence émise 
est captée par une caméra vidéo EMCCD Evolve® de Photometrics™ Le ratio de 
fluorescence émise par une excitation à 334 nm par rapport à celle émise à 380 nm est 




Les résultats ont été exprimés en termes de moyenne ± écart-type pour « n » 
expériences. Les moyennes sont calculées à partir d’au moins trois expériences 
indépendantes. Pour déterminer la significativité des résultats, le test de Student a été 
utilisé avec un niveau de confiance de 95% (p<0,05).
RÉSULTATS
9. Interaction entre IP3 R et STIM
Afin de déterminer si ITP3R et STIM interagissent dans les BAEC, une approche de 
co-immunoprécipitation a été employée. La figure 5 A montre que STIM1 (bande migrant 
avec un poids moléculaire de 85 kDa) et STIM2 (bande migrant avec un poids moléculaire 
de 105 kDa) sont présents dans les BAEC, tandis que la figure 5B montre que les 
isoformes IP3R-I et IP3R- 2  (bandes migrant avec des poids moléculaires approximatifs de 
250 kDa) sont aussi présentes. Les IP3RS ont été immunoprécipités à l’aide des anticorps 
spécifiques à chacune des isoformes et le complexe protéique a été chargé sur un gel SDS- 
PAGE. Par la suite, un immunobuvardage a été fait avec un anticorps anti-STIMl ou anti- 
STIM2. La figure 5A montre que lors de l’immunoprécipitation de TIP3R-I, STIM1 et 
STIM2 ont été co-immunoprécipités. Lors de l’immunoprécipitation de ITP3R-2 , STIM1 
et STIM2 ont aussi été co-immunoprécipités. L’immunoprécipitation de ITP3R-3 , qui est 
faiblement exprimé dans les BAEC, a aussi entraîné de faibles quantités de STIM1 et 
STIM2 dans l’immunoprécipitat. Par contre, lorsque l’immunoprécipitation a été effectuée 
uniquement avec les billes (A/G) ou avec un anticorps irrelevant (IgG), STIM1 et STIM2 
n’ont pas été détectés dans Timmunoprécipitat.
La co-immunoprécipitation inverse a été effectuée (figure 5B). Lors de 
l’immunoprécipitation de STIM1, ITP3R-I et ITP3R- 2  ont été co-immunoprécipités. De 
même, lors de l’immunoprécipitation de STIM2, ITP3R-I et TIP3 R- 2  ont été co- 
immunoprécipités. Quand T immunoprécipitation a été effectuée uniquement avec les 
billes (A/G) ou avec un anticorps irrelevant (IgG), ITP3R-I et ITP3R- 2  n’ont pas été 
détectés dans Timmunoprécipitat. Ces résultats suggèrent que les IP3 RS et les STIMs 
forment des complexes protéiques dans les BAEC. Nos résultats n’ont pas démontré 
directement la présence de TIP3R- 3  dans les BAEC. Cette isoforme est faiblement 
exprimée dans les BAEC et sa détection par immunobuvardage est difficile. Par contre, les
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Figure 5 -  Interaction entre STIM et IP3 R dans les BAEC A) Les BAEC ont été 
solubilisées pendant 45 min à 4°C dans un tampon de lyse. LTP3R-I, ITP3R- 2  et ITP3 R- 3  
ont ensuite été immunoprécipités pendant 16h à 4°C avec des anticorps sélectifs. Les 
complexes protéiques ont été séparés par électrophorèse SDS-PAGE et immunobuvardés 
avec des anticorps sélectifs à STIM1 ou STIM2. Le puits identifié lysat montre la présence 
de STIM1 et STIM2 dans les BAEC. Les puits identifiés IP3R-I, IP3R- 2  et IP3R - 3  montrent 
la co-immunoprécipitation de STIM1 et STIM2 avec chacun des trois types d’IPsR. 
L’immunoprécipitation a été effectuée sans anticorps, uniquement avec les billes d’agarose 
(puits A/G) ou avec un anticorps irrelevant, ne reconnaissant ni les STIMs ni les IP3RS 
(puits IgG). La taille moléculaire de protéines de référence est indiquée à la droite. B) Les 
BAEC ont été solubilisées pendant 45 min à 4°C dans un tampon de lyse. STIM1 et STIM2 
ont ensuite été immunoprécipités pendant 16 h à 4°C avec des anticorps sélectifs. Les 
complexes protéiques ont été séparés par électrophorèse SDS-PAGE et immunobuvardés 
avec des anticorps sélectifs à ITP3R-I ou ITP3R-2 . Le puits identifié lysat montre la 
présence de PIP3R-I et de ITP3R- 2  dans les BAEC. Les puits identifiés STIM1 et STIM2 
montrent la co-immunoprécipitation de ITP3R-I ou de ITP3R- 2  avec les STIMs. 
L’immunoprécipitation a été effectuée sans anticorps, uniquement avec les billes d’agarose 
(puits A/G) ou avec un anticorps irrelevant, ne reconnaissant ni les STIMs ni les IP3RS 
(puits IgG). Ces expériences typiques sont représentatives de trois à cinq expériences qui 
ont donné des résultats similaires.
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résultats montrant que STIM1 et STIM2 sont co-immunoprécipités avec un anticorps 
contre FIP3R- 3  (figure 5A), démontrent indirectement que r iP 3R- 3  est exprimé dans les 
BAEC. De plus, des études antérieures ont rapporté la présence des trois isoformes d ’IPsR 
dans les BAEC (BÉLIVEAU et GUILLEMETTE, 2009; LAFLAMME et al., 2002).
10. Invalidation de STIM dans les BAEC
Afin d’évaluer l’importance des STIMs dans l’activité de FIP3R, une approche 
d’invalidation sélective par siRNA a été utilisée pour réduire l’expression de STIM1 ou de 
STIM2 dans les BAEC. Les immunobuvardages montrés aux figures 6 A et 6 B montrent 
que STIM1 et STIM2 sont efficacement invalidées par leur siRNA respectif, alors que le 
siRNA contrôle n ’affecte pas l’expression de STIM1 et STIM2. L’immunodétection de 
l’actine montre que chaque puits contient la même quantité de protéines.
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Figure 6  -  L’expression de STIM1 et STIM2 est grandement diminuée par 
transfection d’ARN interférents dans les BAEC. Les BAEC ont été transfectées avec 
des siRNA contre STIM1 ou STIM2, puis lysées 48 h plus tard dans un tampon contenant 
du Triton X-100 1%. Les protéines furent soumises à une électrophorèse SDS-PAGE. A) 
Immunobuvardage et immunodétection de STIM1 et de l’actine. B) Immunobuvardage et 
immunodétection de STIM2 et de l’actine. NT : cellules non transfectées, sictrl : cellules 
transfectées avec un siRNA ayant une séquence non spécifique, siSTIMl : cellules 
transfectées avec un siRNA dirigé contre STIM1, siSTIM2 : cellules transfectées avec un 
siRNA dirigé contre STIM2. La taille moléculaire de protéines références est indiquée à la 
droite. Ces expériences typiques sont représentatives de trois expériences qui ont donné des 
résultats similaires.
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11. Importance de STIM sur les réserves de Ca2+ du RE et sur le SOCE
Avant d’évaluer l’impact de STIM sur l’activité de TH^R, il est important de 
vérifier si STIM a une influence sur le contenu en Ca2+ du RE. Pour ce faire, les cellules 
ont été transfectées avec des siRNA et traitées avec de la thapsigargine (Tg), un inhibiteur 
irréversible des pompes SERCA, qui permet de vider le contenu en Ca2+ du RE 
(THASTRUP et al., 1990). Les BAEC ont donc été transfectées avec des siRNA contre les 
STIMs et le contenu en Ca2+ de leur RE a été évalué par spectrofluorométrie avec le fùra- 
2/AM. Il est important de noter que l’essai a été fait en absence de Ca2+ extracellulaire
^  i
pour s’assurer que le Ca mesuré provient uniquement du RE. Les figures 7A et 7B 
montrent des tracés typiques où la Tg (lpM ) cause une relâche rapide du Ca2+ 
intracellulaire. Le niveau de Ca2+ atteint une valeur maximale aux alentours de 100 nM, 
puis redescend lentement vers sa valeur basale aux alentours de 40 nM. Cette redescente 
est due à l’activité de la PMCA qui pompe le Ca à l’extérieur de la cellule. Cette
i
expérience montre qu’il n’y a pas de différence entre la relâche de Ca générée par la Tg 
pour des cellules transfectées avec le siRNA contrôle (siCtrl), le siRNA STIM1 (siSTIM 1) 
ou le siRNA STIM2 (siSTIM2). Les variations du niveau de Ca2+ sont de 70,0 ± 5,2 nM 
pour les cellules siCtrl, de 76,0 ± 1,6 nM pour les cellules siSTIM 1 et de 72,2 ± 7,7 nM 
pour les cellules siSTIM2.
Puisque STIM joue un rôle important dans l’entrée calcique suite à la déplétion des 
réserves calciques du RE, l’entrée calcique a été mesurée suite au traitement à la Tg pour 
déterminer l’importance STIM1 et STIM2 dans les BAEC. Après un traitement d’une 
durée de 5 min à la Tg, une concentration de 2 mM de Ca2+ a été ajoutée au milieu 
extracellulaire afin de permettre une entrée de Ca2+. Les figures 7 A et 7C montrent que 
l’entrée de Ca2+ atteint une amplitude de 103,9 ± 9,1 nM dans les cellules siCtrl, alors que 
dans les cellules siSTIM 1, elle atteint une amplitude très faible de 11,3 ± 2,2 nM et que 
dans les cellules siSTIM2, elle atteint une amplitude légèrement diminuée de 79 ± 9,6 nM. 
Globalement ces résultats montrent que STIM1 a une participation majeure au SOCE dans 
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Figure 7 -  L’atténuation de l’expression de STIM1 on de STIM2 diminue l’entrée de 
Csr sans affecter les réserves du RE. Les BAEC ont été transfectées avec des siRNA 
contre STIM1 ou STIM2, puis le niveau de Ca2+ intracellulaire a été évalué avec la sonde 
Fura2-AM. En absence de Ca2+ extracellulaire, les cellules ont été traitées à la 
thapsigargine, et 300 s plus tard, l’entrée capacitative a été évaluée par l’ajout de 2 mM 
Ca + dans le milieu extracellulaire. A) Chacune des courbes typiques représente le profil 
calcique moyen d’au moins 75 cellules dans chacune des populations (siCtrl, siSTIM 1 et 
siSTIM2). B) Moyenne des amplitudes maximales de relâche calcique induite par la 
thapsigargine. C) Moyenne des amplitudes maximales d’entrée calcique suite à l ’ajout de 2 
mM Ca2+ dans le milieu extracellulaire . Les valeurs moyennes ont été obtenues à partir de 
3 ou 4 lamelles provenant de trois expériences indépendantes. A[Ca2+]i correspond à la 
différence entre le niveau maximal et le niveau basai. * indique que les résultats sont 
significativement différents de ceux obtenus dans la condition contrôle (p<0,05).
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12. Importance de STIM1 et STIM2 dans la relâche calcique
Pour déterminer l’importance de STIM1 et STIM2 dans la relâche calcique 
dépendante de FIP3R, la concentration de Ca2+ a été mesurée dans des BAEC intactes 
stimulées avec l’ATP ou la BK. Ces deux agonistes induisent une réponse calcique 
intracellulaire dans les BAEC (BÉLIVEAU et GUILLEMETTE, 2009; BÉLIVEAU et al., 
2011).
Les figures 8 A à 8 F montrent les réponses calciques mesurées dans les cellules 
siCtrl, siSTIMl et siSTIM2 stimulées avec des concentrations croissantes d’ATP. À toutes 
les concentrations d’ATP, la relâche calcique dans les cellules siSTIM2 est comparable à 
celle des cellules siCtrl. Par contre, la relâche calcique dans les cellules siSTIM 1 est 
nettement plus faible que dans les cellules siCtrl. La figure 8 F montre que la relâche 
calcique dans les cellules transfectées avec les siRNA de STIM1 et de STIM2 (131,0 ±
17,6 nM) est comparable à la relâche calcique dans les cellules transfectées uniquement 
avec le siRNA de STIM1 (138,2 ± 21,9 nM). Tel qu’illustré à la figure 8 G, ces résultats 
suggèrent qu’il n’y a aucune forme de compensation par une isoforme de STIM lorsque 
l’autre isoforme est atténuée. Les courbes concentration-réponse montrées à la figure 8 H 
révèlent que pour les cellules siCtrl (en rouge) la dose seuil est de l’ordre de 10 nM ATP et 
la dose maximale est de l’ordre de 1 pM ATP, avec un EC50 (dose produisant 50% de la 
réponse maximale) de l’ordre de 70 nM ATP. Pour les cellules siSTIMl (en bleu) et les 
cellules siSTIM2, les doses seuils, doses maximales et EC5 0S sont du même ordre que pour 
les cellules siCtrl, par contre la réponse maximale est nettement plus faible dans les cellules 
siSTIMl (138,2 ± 26,3 nM Ca2+) que dans les cellules siCtrl (222,4 ± 32,4 nM Ca2+). La 
réponse maximale des cellules siSTIM2 n’est pas significativement différente de celle des 
cellules siCtrl. Afin de déterminer s’il y a un changement d’affinité apparente, les résultats 
de la figure 8 H ont été convertis en pourcentage de la relâche maximale de Ca2+ obtenue 
avec chacune des populations de BAEC (figure 81). Cette représentation illustre clairement 
qu’il n’y a pas de changement d’affinité apparente lorsque STIM1 ou STIM2 sont 
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Figure 8  -  STIM1 et non STIM2 potentie la relâche intracellulaire de Ca2+ induite par 
l’ATP dans les BAEC. Les BAEC ont été transfectées avec des siRNA contre STIM1 ou 
STIM2, puis le niveau de Ca2+ intracellulaire a été évalué avec la sonde Fura2-AM. En 
absence de Ca2+ extracellulaire, les BAEC ont été stimulées avec différentes concentrations 
d’ATP. Les figures représentent des tracés typiques montrant les profils de relâche calcique 
intracellulaire à différentes concentrations d’ATP. A) 1 nM B) 30 nM C) 100 nM D) 300 
nM E) 1000 nM et F) 3000 nM ATP. G) Valeurs moyennes de l’amplitude maximale de 
relâche calcique induite avec 3 pM ATP. H) Courbes concentration-réponse de la relâche 
calcique intracellulaire en fonction de la concentration d’ATP pour chacune des 
populations (siCtrl en rouge, siSTIMl en bleu, siSTIM2 en vert et siSTIMl + siSTIM2 en 
orange). À[Ca2+] correspond à la différence entre le niveau maximal et le niveau basai de 
Ca2+ aux différentes concentrations d’ATP. Ces valeurs représentent la moyenne des 
résultats obtenus avec 4 à 6  lamelles provenant de trois expériences indépendantes, pour 
chaque concentration d’ATP et pour chacune des populations de BAEC. Chaque valeur 
provient d’au moins 100 cellules. I) Courbes concentration-réponse exprimées en 
pourcentage de la réponse maximale pour chacune des populations de BAEC (siCtrl en 
rouge, siSTIMl en bleu, siSTIM2 en vert). Les courbes sont tracées avec les mêmes 
résultats qui sont montés à la figure 8 H. * indique que les résultats sont significativement 
différents de la condition contrôle (p<0,05).
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ATP), pour les cellules siSTIMl (6 8 , 6  ± 8 , 6  nM ATP) et pour les cellules siSTIM2 (64,2 ±
6,3 nM ATP). Ces résultats montrent que STIM1 potentie la relâche calcique dépendante 
de TIPaR, mais qu’il ne change pas l’affinité apparente de l’ATP pour cette relâche 
calcique.
Afin de vérifier si STIM1 joue un rôle de base dans la mobilisation calcique 
dépendante de ITP3R, les mêmes approches expérimentales ont été répétées avec la BK, un
•y,
autre agoniste qui mobilise le Ca dans les BAEC.
Les figures 9A à 9F montrent les réponses calciques mesurées dans les cellules 
siCtrl, siSTIMl et siSTIM2 stimulées avec des concentrations croissantes de BK. Pour 
chaque concentration de BK, la relâche calcique dans les cellules siSTIM2 est comparable 
à celle des cellules siCtrl. Par contre, la relâche calcique dans les cellules siSTIMl est 
nettement plus faible que dans les cellules siCtrl. Les courbes concentration-réponse 
montrées à la figure 9G révèlent que pour les cellules siCtrl (en rouge), la dose seuil peut 
être estimé entre 0,3 et 0,5 nM de BK et la dose maximale est de l’ordre de 10 nM de BK, 
avec un EC50 de l’ordre de 1 nM de BK. Pour ce qui est des cellules siSTIMl (en bleu) et 
des cellules siSTIM2 (en vert), les doses seuils, doses maximales et EC5 0S sont du même 
ordre que pour les cellules siCtrl. Par contre la réponse maximale est plus faible dans les 
cellules siSTIMl (80,3 ± 26,8 nM Ca2+) comparativement aux cellules siCtrl (130,7 ± 25,0 
nM Ca2+). Afin de déterminer s’il y a un changement d’affinité apparente, les résultats de la
•j ,
figure 9G ont été convertis en pourcentage de la relâche maximale de Ca obtenue avec 
chacune des populations de BAEC (figure 9H). Cette figure illustre clairement qu’il n ’y a 
pas de changement d’affinité apparente lorsque STIM1 ou STIM2 sont atténuées. En effet 
les valeurs d’ECso sont similaires pour les cellules siCtrl (1,0 ± 0,1 nM BK), pour les 
cellules siSTIMl (1,0 ± 0,2 nM BK) et pour les cellules siSTIM2 (1,2 ± 0,2 nM BK). Ces 
résultats montrent que STIM1 potentie la relâche calcique de ITP3R, mais qu’il ne change 
pas l’affinité apparente de la BK pour cette relâche calcique. Les résultats de la figure 8  et 
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Figure 9 -  STIM1 et non STIM2 potentie la relâche intracellulaire de Ca2* induite par 
la BK dans les BAEC. Les BAEC ont été transfectées avec des siRNA contre STIM1 ou 
STIM2, puis le niveau de Ca2+ intracellulaire a été évalué avec la sonde Fura2-AM. En 
absence de Ca2+ extracellulaire, les BAEC ont été stimulées avec différentes concentrations 
de BK. Les figures représentent des tracés typiques montrant les profils de relâche calcique 
intracellulaire à différentes concentrations de BK. A) 0,1 nM B) 1 nM C) 2 nM D) 5 nM E) 
10 nM et F) 100 nM BK. G) Courbes concentration-réponse de la relâche calcique 
intracellulaire en fonction de la concentration de BK nour chacune des populations (siCtrl 
en rouge, siSTIMl en bleu et siSTIM2 en vert). A[Ca ] correspond à la différence entre le 
niveau maximal et le niveau basai de Ca2+ aux différentes concentrations de BK. Ces 
valeurs représentent la moyenne des résultats obtenus avec 4 à 6  lamelles provenant de 
trois expériences indépendantes, pour chaque concentration de BK et pour chacune des 
populations de BAEC. Chaque valeur provient d’au moins 100 cellules. H) Courbes 
concentration-réponse exprimées en pourcentage de la réponse maximale pour chacune des 
populations de BAEC (siCtrl en rouge, siSTIMl en bleu, siSTIM2 en vert). * indique que 
les résultats sont significativement différents de la condition contrôle (p<0,05).
DISCUSSION
13. Interaction entre STIM et IP3 R dans les BAEC
^ 1
Plusieurs fonctions des cellules endothéliales dépendent de la relâche de Ca 
intracellulaire de ITP3R et du SOCE, qui nécessite le senseur calcique STIM. Donc, avant 
de déterminer s’il y a une interaction entre STIM et ITP3R, il est important de savoir 
quelles isoformes sont exprimées dans les BAEC. Nous avons montré que les BAEC 
expriment les isoformes IP3R-I et IP3 R-2 . Les deux protéines ont un poids moléculaire qui 
se situe à environ 250 kDa. Il a été démontré dans notre laboratoire que les BAEC 
expriment aussi l’isoforme IP3R- 3  mais que celle-ci est exprimée faiblement et qu’elle est 
difficile à immunodétecter comparativement aux deux autres isoformes (BÉLIVEAU et 
GUILLEMETTE, 2009; LAFLAMME et al., 2002). La présence des trois isoformes offre 
un éventail de possibilité quant à l’organisation et la modulation de la relâche calcique dans 
les BAEC.
Nous avons démontré par immunobuvardage que les deux isoformes de STIM, 
soient STIM1 et STIM2 sont exprimées dans les BAEC. La figure 5A montre que STIM1 a 
un poids moléculaire d’environ 85 kDa, alors que le poids moléculaire de STIM2 est 
environ 105 kDa. Les protéines STIM1 et STIM2 sont exprimées de façon ubiquitaire, ce 
qui peut s’expliquer par leur rôle critique de senseur de Ca2+ du RE pour l’activation du 
SOCE (WILLIAMS et al., 2001; MANJI et al., 2000). Malgré que leur expression soit 
ubiquitaire, leur niveau d’expression change selon le type cellulaire. Le niveau 
d’expression de STIM1 est plus abondant comparativement à celui de STIM2 dans les 
plaquettes et plusieurs autres types cellulaires du système immunitaire (GILIO et al., 2010; 
MA et al., 2010; MATSUMOTO et al., 2011; OH-HORA et al., 2008; WISSENBACH et 
al., 2007). Par contre, STIM2 est Tisoforme dominante dans les cellules dendritiques et 
dans le cerveau (B AND Y OP ADH Y A Y et al., 2011; BERNA-ERRO et al., 2009; 
SKIBINSKA-KIJEK et al., 2009). Les deux isoformes sont aussi exprimées dans différents
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types de cellules endothéliales comme les PAEC {porcine aortic endothélial cells) 
(HIRANO et al., 2009) et les HUVEC (human umbïlical vein endothélial cells) 
(BRANDMAN et al., 2007; ABDULLAEV et al., 2008). Nous n’avons pas déterminé 
précisément la proportion d’expression de chaque isoforme mais la figure 5A montre que 
STIM1 et STIM2 sont facilement immunodétectables. Une étude portant sur les cellules 
RBL-1 (rat basophilic leukemia) montre que les deux isoformes sont importantes dans la 
mobilisation calcique puisque la stimulation avec le LTC4 , un leucotriène dont le récepteur 
est un GPCR, active uniquement STIM1. Tandis que la stimulation avec l’IgE, qui active 
un RTK, requiert la participation de STIM1 et STIM2 dans la mobilisation calcique (KAR 
et al., 2012). Nos résultats, combinés avec ceux de la littérature, laissent croire que les deux 
isoformes ont un rôle à jouer au niveau des cellules endothéliales puisqu’elles sont 
présentes toutes les deux.
Avec une approche de co-immunoprécipitation nous avons montré que les trois 
isoformes de ITP3R et les deux isoformes de STIM interagissent ensembles dans les BAEC. 
Ces résultats concordent avec une autre étude qui démontre que ITP3R-I et TIP3R - 2  
interagissent avec STIM1 à l’intérieur d’un complexe protéique impliqué dans la régulation 
du signal calcique dans les cellules HEK293 (Human Embryonic Kidney). Cette interaction 
se produit lorsque qu’il y a une relâche calcique suite à une stimulation par un agoniste 
(WOODARD et al., 2010). Dans une autre étude il a été démontré qu’il y a une interaction 
entre TIP3R- 3  et STIM1 pour moduler la relâche calcique au niveau du RE dans les cellules 
MDCK {Madin-Darby Canine Kidney). L’interaction entre les deux protéines diminue 
lorsque les cellules sont traitées avec la Tg, alors qu’elle augmente lorsque que la 
concentration de Ca2+ extracellulaire est élevée (SANTOSO et al 2011). Il a été démontré 
dans notre laboratoire que TIP3R- 2  est exprimé au noyau dans les BAEC (LAFLAMME et 
al., 2002). Dans cette circonstance, il serait intéressant de déterminer le rôle de l’interaction 
entre les STIMs et ITP3R-2 . Par contre, à notre connaissance aucune étude ne démontre que 
STIM est exprimé au noyau et advenant le cas où STIM y soit exprimé, il est plausible de 
croire que le rôle de STIM au noyau serait le même qu’à la membrane du RE. À notre 
connaissance, nous sommes les premiers à montrer que STIM2 interagit avec ITP3R. Cela 
suggère que STIM1 et STIM2 pourraient agir comme régulateurs de la relâche calcique 
intracellulaire dans les BAEC, sachant qu’ils interagissent avec les trois isoformes d’IPsR.
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14. Influence de STIM sur le contenu en Ca2+ du RE et sur le SOCE
Avant de déterminer l’impact de STIM sur l’activité de ITP3R, il est important de
^  I
vérifier l’influence de STIM sur le contenu en Ca du RE. En traitant les cellules siCtrl, 
siSTIMl et siSTIM2 avec la Tg, il a été possible d’évaluer le contenu en Ca2+ du RE. Les 
résultats de la figure 7A et 7B montrent que l’atténuation de l’expression de STIM1 ou
•y 1
STIM2 n’affecte pas le contenu en Ca du RE. En utilisant la même approche, deux 
études réalisées avec deux différents types de cellules endothéliales (PAEC et HUVEC) 
ont aussi montré qu’il n’y a pas de changement dans le contenu en Ca2+ du RE lorsque 
l’expression de STIM1 est atténuée par siRNA (HIRANO et al., 2009; ABDULLAEV et 
al., 2008). Par contre, d’autres études suggèrent que STIM1 pourrait influencer le contenu 
en Ca2+ du RE dans les plaquettes (VARGA-SZABO et al., 2008), dans les mastocytes 
(BABA et al., 2008) et dans les macrophages (BRAUN et al., 2009) de souris où 
l’expression de STIM1 a été abolie. Enfin une autre étude montre que l’atténuation de 
l’expression de STIM2 cause une diminution du contenu en Ca2+ du RE dans les cellules 
HeLa (BRANDMAN et al., 2007). Malgré ces résultats divergents, la majorité des études
1
montrent que l’invalidation de STIM1 ou de STIM2 n’affecte pas le remplissage en Ca 
du RE (CAHALAN, 2009; HOGAN et LEWIS, 2010; VARNAI et al., 2009; FESKE, 
2010; OHBA et al., 2009). Nos résultats démontrent que l’atténuation d’expression de 
STIM1 ou de STIM2 n’affecte pas le contenu en Ca2+ du RE dans les BAEC. Dans des 
cellules où les deux STIM sont exprimés à un bon niveau, il est possible que l’un 
compense pour l’invalidation de l’autre. De même dans les cellules où un STIM est 
faiblement exprimé, il ne peut compenser pour l’invalidation de l’autre. Ceci pourrait 
expliquer les résultats divergents quant à l’implication des STIM dans le contenu en Ca 
du RE.
24"En sachant que STIM joue un rôle primordial dans le SOCE, l’entrée de Ca 
extracellulaire a été mesurée suite au traitement à la Tg. Les figures 7A et 7C montrent que 
l’atténuation de STIM1 et de STIM2 diminue l’entrée calcique, mais que STIM1 joue un 
rôle beaucoup plus important dans le SOCE que STIM2, puisque lorsque les BAEC sont
•y,
transfectées avec le siSTIMl, l’entrée de Ca est diminuée de près de 90% 
comparativement aux cellules transfectées avec le siCtrl. Par contre lorsque les BAEC sont 
transfectées avec le siSTIM2, la diminution de l’entrée calcique est de Tordre de 25%
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comparativement aux cellules transfectées avec le siCtrl. Nos résultats suggèrent que 
STIM1 et STIM2 participent tous deux au SOCE, pour permettre une entrée maximale de 
Ca2+ extracellulaire et un remplissage complet du RE. Par contre, la participation de STIM1 
est primordiale car en son absence, STIM2 semble contribuer faiblement à l’activation du 
SOCE. Cela pourrait s’expliquer par le fait que STIM2 active moins bien le canal Orai 
comparativement à STIM1 (BIRD et al., 2009). En général, la participation de STIM2 au 
SOCE est moins importante que celle de STIM1 (OH-HORA et al., 2008). Il a été proposé
^  j
que STIM2 joue un rôle dans la régulation du niveau basai du contenu en Ca , puisqu’il
^ I
est activé lors de très faibles changements dans le contenu en Ca du RE (BRANDMAN et 
al., 2007). Avec une telle sensibilité à une faible baisse en Ca2+ dans le RE, STIM2 est 
possiblement responsable du plein remplissage du RE, ce que STIM1 ne peut faire 
puisqu’il ne peut sentir une faible baisse en Ca2+ dans le RE. Ainsi STIM1 serait 
responsable de la majorité du remplissage du RE et STIM2 serait responsable de compléter 
le remplissage. D’autres études montrent clairement que la suppression ou l’atténuation de 
l’expression de STIM2 diminue le SOCE sans complètement l’éliminer (CAHALAN, 2009; 
VARNAI et al., 2009; FESKE, 2010; BRECHARD et al., 2009). En conclusion, nos 
résultats montrent que dans les BAEC, STIM2 peut participer au SOCE, mais que sa 
participation n’est pas d’aussi grande envergure que celle de STIM1. Ces résultats 
suggèrent que les STIM jouent un rôle déterminant dans l’homéostasie calcique des BAEC.
15. Importance de STIM dans la relâche calcique induite par un agonis te
Sachant que STIM n’influence pas le contenu en Ca2+ du RE, il est possible de 
déterminer si STIM influence la relâche calcique dépendante de ITP3R. Les BAEC ont été 
stimulées avec deux agonistes différents, soient l’ATP et la BK. Bien que ces deux
•y,
agonistes stimulent la voie des GqPCR, ils mobilisent le Ca différemment. La 
mobilisation de Ca2+ induite par l’ATP provient davantage de la relâche calcique de la 
réserve du RE sous la gouverne de ITP3 R, alors que la mobilisation de Ca2+ induite par la 
BK dépend aussi de façon assez importante d’une entrée de Ca2+ provenant du milieu 
extracellulaire (BÉLIVEAU et al 2011). La relâche calcique mesurée dans les cellules
44
transfectées avec siSTIM2 est comparable à celles des cellules transfectées avec siCtrl, peu 
importe qu’elles soient stimulées avec l’ATP ou avec la BK. Dans le cas des cellules 
transfectées avec siSTIMl, il y a une diminution significative de la relâche calcique 
maximale induite par l’ATP et la BK. Il est important de noter qu’il n’y a pas de 
changement significatif entre les EC50 obtenus avec les cellules siSTIMl, siSTIM2 et siCtrl. 
Lorsque stimulées avec l’ATP les valeurs d’ECso pour les cellules siCtrl (65,1 ±6,1 nM 
ATP) sont similaires à celles des cellules siSTIMl (6 8 , 6  ± 8 , 6  nM ATP) et à celles des 
cellules siSTIM2 (64,2 ± 6,3 nM ATP). Des résultats semblables ont été obtenus en 
stimulant avec la BK. Les valeurs d’ECso pour les cellules siCtrl (1,0 ± 0,1 nM BK), sont 
similaires à celles des cellules siSTIMl (1,0 ± 0,2 nM BK) et à celles des cellules siSTIM2 
(1,2 ± 0,2 nM BK). Les résultats de la figure 8  et de la figure 9 suggèrent que STIM1, et 
non STIM2, est impliqué dans la relâche calcique de ITP3R, mais qu’il ne module pas 
l’affinité de ITP3R pour ITP3 . L’impact de STIM1 semble se faire davantage au niveau de 
l’efficacité de TIP3R, plutôt qu’au niveau de son affinité apparente puisque l’EC5o n’est pas 
affecté.
Ces résultats suggèrent que STIM n’est pas le senseur calcique de TIP3 R qui serait 
responsable de la relâche calcique quantale. De plus, une étude faite sur des MEFs (mouse 
embryonic flbroblasts) rapporte que dans les cellules STIM 17’ (knockout STIM1) et les 
cellules STIM27' (knockout STIM2) la fonction de TIP3R n’est pas affectée. Des essais 
faits sur des MEF perméabilisées et stimulées avec différentes doses d’IP3 montrent 
l’importance du Ca luminal dans la relâche calcique quantale puisque lorsque le contenu
-y,
en Ca du RE est diminué, il y a une diminution significative de l’affinité de ITP3R pour 
ITP3 . Les mêmes essais ont été faits sur des MEF knockout STIM1 et des MEF knockout 
STIM2 et il n’y a avait pas de différence comparativement aux MEF contrôles 
(DECUYPERE et al., 2010). Ces résultats combinés à nos résultats suggèrent que STIM 
n’est pas le senseur de Ca2+ luminal de FIP3 R qui régule la relâche calcique quantale. 
D’autres protéines que STIM pourraient jouer le rôle de senseur calcique de FIP3R, comme 
la calréticuline qui co-localise avec FIP3 R (MILNER er al., 1992; VAN DELDEN et al., 
1992) et affecte la relâche calcique dépendante de FIP3 dans les ovocytes de Xenopus 
(CAMACHO et LECHLEITER, 1995). La protéine Erp44 pourrait aussi être une candidate 
puisqu’elle interagit avec FIP3R pour inhiber son activité, mais lorsque la concentration de
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Ca2+ luminal est supérieure à 100 pM, elle se dissocie de ITP3R pour lever l’inhibition 
(HIGO et al., 2005). Il faut aussi tenir compte du Ca cytosolique dont l’importance a été 
démontrée dans la régulation de la relâche quantale (IINO et ENDO, 1992; HORNE et 
MEYER, 1995).
Une hypothèse émise dans l’étude de DECUYPERE et al. suggère que lorsque 
STIM1 est absent, il y a une perturbation des microdomaines « membrane plasmique-RE » 
qui sont essentiels à la signalisation calcique. Cette perturbation résulterait en une 
distension et une fragmentation du RE, ce qui aurait pour effet d’augmenter la distance 
entre le site de production de l’IP3 , à la membrane plasmique, et son site d’action, sur 
PIP3R qui est localisé au RE (DECUYPERE et al., 2010). Les auteurs suggèrent qu’à cause 
de l’éloignement entre le site de production et le site d’action, UIP3 subit une dégradation 
plus importante et aussi une plus grande dilution, ce qui fait que sa concentration diminue 
au site d’action. Nos résultats ne supportent pas cette hypothèse puisque si c’était le cas, 
nous aurions dû voir une diminution plus nette de la relâche calcique suite à la stimulation 
par la BK comparativement à celle à l’ATP. Nos résultats montrent que la relâche calcique 
induite par la BK est moins importante que celle induite par l’ATP, ce qui suggère 
implicitement que la production d’IPs par la BK est moins importante que par l’ATP. Par 
conséquent, la quantité d’IP3 qui se serait rendue à TIP3R, suite à la stimulation par la BK, 
serait beaucoup moins importante que celle produite par la stimulation à l’ATP, ce qui 
aurait résulté en une diminution de la relâche calcique encore plus marquée dans les 
cellules siSTIMl. Ce qui n’est pas le cas puisque le pourcentage de diminution de la 
relâche calcique à la dose maximale d’ATP (3 pM) et de BK (100 nM) est le même, soit 
environ 35%.
Un autre argument qui nous fait douter de la validité de l’hypothèse de 
DECUYPERE et al., est que dans les cellules siSTIMl, même aux très fortes 
concentrations d’ATP, on n’atteint pas la relâche calcique maximale obtenue dans les 
cellules siCtrl. Les facteurs dilution et dégradation dus à l’éloignement entre le site de 
production et le site d’action devraient être annulés dans des conditions où des grandes 
quantités d’IP3 sont formées. Il est à noter que l’absence de STIM1 ne devrait pas affecter 
la production d’IP3 , puisqu’il a été montré que dans des plaquettes de souris STIM1T, il
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n’y a pas de perturbation dans l’activation de la voie GqPCR-PLCp lorsqu’elle est activée 
par un agoniste soluble comme la thrombine, l’ADP et le thromboxane-A2 (TXA2) 
(VARGO-SZABO et al., 2008). En tenant compte de nos résultats, STIM1 semble 
davantage affecter l’efficacité de TIP3R, c’est-à-dire sa conductance ou son temps 
d’ouverture. Des études d’électrophysiologie par la technique de « patch-clamp » 
pourraient vérifier cette hypothèse, puisque cela permettrait de mesurer directement le 
courant calcique généré par PIP3R et ainsi déterminer si STIM1 affecte la conductance de 
ITP3R. De plus, il serait intéressant de stimuler des cellules perméabilisées avec de l’IP3 , 
pour s’assurer que STIM1 n’affecte pas l’affinité de l’IP3 pour ITP3R.
Il n’y a pas de consensus dans la littérature quant au rôle de STIM sur la relâche 
calcique induite par des agonistes. Une diminution de la relâche calcique a été observée 
dans différents types cellulaires de souris knockout STIM1. L’élévation de la concentration 
cytosolique de Ca2+ est moins importante dans les mastocytes de souris knockout STIM1 
lorsqu’ils sont stimulés avec l’IgE ou un antigène apparenté (BABA et al., 2008). Le même 
phénomène a aussi a été observé dans les plaquettes de ces même souris, stimulées avec 
l’ADP, la thrombine, un peptide activant le récepteur du collagène et un analogue du TxA2 
(VARGA-SZABO et al., 2008). Une autre étude montre que l’atténuation de l’expression 
de STIM1 dans les cellules HEK293 réduit de 35% le nombre de cellules répondant à une 
stimulation avec 5pM de méthacholine. De plus, il y a une diminution de la fréquence des 
oscillations calciques dans les cellules ayant répondu (BIRD et al., 2009). Les oscillations 
calciques sont des mobilisations de Ca2+ répétitives qui se produisent lorsque des cellules 
sont stimulées à de faibles concentrations d’agonistes qui mobilisent le Ca2+ (BERRIDGE 
et GALIONE, 1988). L’atténuation de l’expression de STIM1 dans les hépatocytes de rat a 
aussi pour conséquence une diminution de la fréquence des oscillations de Ca2+ suite a une 
stimulation avec la vasopressine (JONES et al., 2008). Par contre d’autres études montrent 
que l’atténuation de l’expression de STIM1 par ARN interfèrent n’a aucun effet sur la 
relâche calcique induite par un agoniste dans différents types cellulaires (VARNAI et al., 
2009; FESKE, 2010; HIRANO et al., 2009) et dans les oscillations calciques de 
Caenorhabditis elegans (YAN et al., 2006). Il est possible que cette variabilité soit due à 
une moins bonne efficacité de l’atténuation de l’expression de STIM par siRNA 
comparativement à la méthode de la suppression de l’expression par knockout. Par
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exemple, dans certaines études il n’y a qu’une atténuation de l’expression de STIM1 de 70% 
ou moins (CAHALAN, 2009; VARNAI et al., FESKE, 2010). Alors que d’autres études 
montrent une atténuation d’environ 80% (CAHALAN, 2009; FESKE, 2010; OHBA et al., 
2009; HIRANO et al., 2009). Malgré que nous ayons utilisé la technique par ARN 
interfèrent, la figure 6  montre que l’invalidation de l’expression de STIM1 et de STIM2 est 
très efficace, ce qui peut expliquer pourquoi nous avons observé un phénomène différent de 
celui d’autres études dans la relâche calcique induite par un agoniste. Les résultats que 
nous avons obtenus montrent que STIM1, et non STIM2, est impliqué dans la relâche 
calcique induite par un agoniste.
Nos résultats montrent que l’atténuation de STIM2 n’a aucun effet sur la relâche 
calcique des BAEC lorsque celles-ci sont stimulées par un agoniste. Afin de s’assurer qu’il 
n’y ait pas de compensation, dans la fonction de senseur de Ca2+ du RE, par STIM1 lorsque 
STIM2 est atténuée, nous avons stimulé des BAEC dont l’expression de STIM1 et STIM2 
est atténuée. Les cellules siSTIMl et siSTIM2 ont été stimulées avec une forte 
concentration d’ATP (3 pM), une concentration où la diminution de la relâche calcique est 
la plus marquée dans les cellules siSTIMl. Les figures 8 F et 8 G montrent que suite à la 
stimulation avec 3pM ATP, la relâche calcique des cellules siSTIMl et siSTIM2 (131,0 ± 
17,6 nM) est similaire à celle des cellules siSTIMl (138,2 ± 21,9 nM). Une étude portant 
sur les oscillations calciques dans les cellules HEK293 propose que STIM1, et non STIM2, 
est activée et transloquée de façon transitoire durant les oscillations calciques (BIRD et al., 
2009). L’importance de STIM1, et non de STIM2, a aussi été démontrée dans des MEF 
knockout pour STIM1 ou STIM2. Lors d’une stimulation avec l’ATP, il y a une très forte 
diminution de la relâche calcique dans les MEF knockout STIM1 comparativement aux 
MEF contrôles, alors qu’il n’y a aucun effet dans les MEF knockout STIM2 
(DECUYPERE et al., 2010). Ces résultats, combinés à nos résultats, suggèrent une 
fonction spécifique pour STIM1 dans la signalisation calcique induite par un agoniste et 
que cette fonction ne peut pas être compensée par STIM2.
CONCLUSION
Les BAEC expriment principalement les isoformes IP3R-I et IP3 R - 2  et les deux 
isoformes de STIM, soient STIM1 et STIM2. Les IP3R5  interagissent avec les deux 
isoformes de STIM.
Dans les BAEC, le SOCE est majoritairement sous le contrôle de STIM1, alors que 
STIM2 joue un rôle complémentaire. L’atténuation de l’expression de STIM1 ou de 
STIM2 n’a aucun impact sur le contenu en Ca2+ du RE.
STIM1, et non STIM2, influence la relâche calcique induite par l’ATP et la BK. Par 
contre STIM1 n’est pas le senseur responsable de la relâche calcique quantale de ITP3 R, 
puisqu’en son absence, il n’y a pas de changement dans l’affinité apparente de l’ATP et de 
la BK pour la relâche calcique intracellulaire. Nos résultats suggèrent que STIM1 
potentialise la relâche calcique en modulant directement l’efficacité de TIP3R.
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